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 Ce travail présente une étude effectuée sur la conservation d’hépatocytes par 
cryopréservation. 
 
 Les pertes cellulaires associées aux techniques actuelles sont extrêmement élevées, d’où 
l’idée d’utiliser une technique de culture cellulaire tridimensionnelle qui permet une 
récupération structurelle et fonctionnelle des cellules isolées, donc une meilleure résistance à un 
cycle de cryopréservation. 
 
 Des procédures d’isolement, de purification et de culture cellulaire en trois dimensions 
ont été acquises. Des évaluations structurelles et métaboliques montrent que nos hépatocytes 
sont fonctionnels. Ces résultats sont très satisfaisant, et ont d’autres applications potentielles, 
comme par exemple les thérapies cellulaires ou géniques.  
 
Sur la base d’une revue approfondie de la littérature médicale et physique sur les 
problèmes rencontrés lors des cycles de refroidissement et de réchauffement, des protocoles de 
cryopréservation en suspension puis en cultures tridimensionnelles ont été élaborés. Les 
résultats obtenus sont insatisfaisants, avec un taux de destruction des cultures prohibitif, lié 
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 Adaptation et contrôle d’un système de cryopréservation d’hépatocytes en culture par 
rapport aux schémas classiques de cryopréservation en suspension, permettant d’envisager un 
rendement suffisant pour disposer de réserves adéquates d’hépatocytes. Cette étude est 






 Le traitement de l’insuffisance hépatique aiguë reste un problème majeur pour la 
médecine actuelle, malgré d’importants progrès tant en réanimation post-opératoire qu’en 
techniques chirurgicales. Le traitement standard actuel de l’hépatite fulminante définie par 
Bernuau1est le traitement médical conservateur; en cas d’échec de celui-ci, la transplantation 
hépatique orthotopique ou, dans certains cas, la transplantation hépatique orthotopique 
auxiliaire2 devient le traitement de choix. Ces traitements sont lourds, grevés d’une morbidité 
importante et d’une mortalité non négligeable. Par ailleurs, les traitements immunosuppresseurs 
à vie en cas de transplantation hépatique orthotopique ou de longue durée en cas de 
transplantation auxiliaire sont nécessaires, avec le cortège de complications qui y sont liées. Il 
faut enfin noter que la transplantation de tout ou partie d’organe est toujours limitée par le 
manque dramatique de donneurs d’organes, qui a pour conséquence le décès d’un certain 
nombre de patients en liste d’attente, y compris d’enfants. 
 
 Un autre grand chapitre de la transplantation concerne spécifiquement la pédiatrie. C’est 
celui des maladies métaboliques, ou la transplantation d’organe peut paraître lourde. La 
correction de la maladie au niveau cellulaire, puis la transplantation des cellules modifiées aurait 
un effet curateur sans nécessité de traitement au long cours, sous réserve d’utiliser les propres 
cellules de l’enfant malade. 
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 Dans ce contexte, de nombreux travaux expérimentaux sont entrepris à la recherche de 
traitements novateurs, parmi lesquels le foie artificiel et la transplantation d’hépatocytes, qui 
semblent être des plus prometteurs. 
 
 La conservation cellulaire est une étape indispensable dans le développement de ces 
alternatives thérapeutiques aux greffes d’organes, puisqu’elle permet la constitution d’une 
banque cellulaire mise à disposition des patients nécessitant un soutien métabolique urgent. 
 
 Les différentes méthodes de cultures cellulaires ne permettent pas une conservation des 
cellules de plus de quelques semaines. La cryopréservation est donc la technique étudiée depuis 
plusieurs années pour conserver des hépatocytes présentant une capacité fonctionnelle intacte 
après un stockage à long terme. Jusqu’à la fin des années 1980, les études ont été faites sur des 
hépatocytes en solution dans divers milieux de culture. Le cryoprotectant généralement utilisé 
était le diméthyl-sulfoxide (DMSO), qui offrait la meilleure protection3. La congélation se fait 
par bains successifs avec des températures décroissantes. On sait cependant depuis longtemps 
que cette technique simple n’a ni rendement quantitatif ni rendement qualitatif satisfaisants4, 
avec 90% des cellules endommagées au niveau ultrastructurel. 
 
 En 1989, l’équipe de M. L. Yarmush publie la description d’un cryomicroscope 
permettant l’étude détaillée des phénomènes physiques fondamentaux qui se déroulent lors du 
refroidissement et du réchauffement cellulaire5. Il est alors possible d’expliquer le phénomène 
de formation de glace intracellulaire, responsable en grande partie de la destruction des cellules6. 
Appliquée plus spécifiquement aux hépatocytes en solution, cette technique révèle l’importance 
de la détermination puis du contrôle précis de la température de nucléation, ainsi que la 
nécessité de mettre au point des protocoles précis de refroidissement avec plusieurs paliers 
isothermes, permettant d’une part d’éviter la toxicité du DMSO pour les cellules (qui augmente 
très rapidement pour des températures supérieures à 8-10 °C) et d’autre part de favoriser une 




 L’étape suivante du travail de cette équipe fut d’associer la technique de culture 
tridimensionnelle d’hépatocytes avec ces nouvelles règles de cryopréservation, et d’en étudier 
les conséquences au cryomicroscope8. On constate que les caractéristiques de cryopréservations 
décrites pour les hépatocytes isolés en solution ne s’appliquent pas aux hépatocytes en cultures. 
La structure membranaire étant modifiée, il en découle que les transports tant de l’eau que du 
cryoprotectant sont modifiés. Les données quant à la déshydratation cellulaire et donc à la 
formation de glace intracellulaire doivent être à nouveau déterminées avec précision. Une étude 
fonctionnelle sur des hépatocytes cryopréservés pendant 5 minutes à -80°C selon ces modalités 
précises montre qu’après une phase de récupération de 3 jours, les cellules récupèrent leurs 
caractéristiques morphologiques et la perte de la synthèse des protéines n’est que d’environ 
30% sur le long terme (6 semaines)9. 
 
 
ETAT ACTUEL DES CONNAISSANCES: 
 
 
 La cryopréservation consiste à conserver des tissus ou des cellules à des températures 
proches de celle de l’azote liquide, soit -196 °C, température à laquelle on peut considérer que 
les processus biologiques sont suspendus. 
 
 On sait depuis longtemps que la vitesse de refroidissement, la vitesse de réchauffement 
ainsi que la concentration et le type de cryoprotectant ont un rôle fondamental pour le résultat 
final de ce procédé, alors que la température de stockage n’a pas une importance aussi grande. 
 
VITESSE DE REFROIDISSEMENT: 
 
 La vitesse de refroidissement idéale est variable selon les tissus et les types de cellules 
que l’on désire cryopréserver. Cependant, des règles générales peuvent être énoncées10: 
 
ã Lors de la baisse de température, on va atteindre le point de nucléation où, n’importe 
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où dans la solution, un cristal de glace va se former. Ce cristal de glace se forme d’eau libre. La 
solution qui à cet instant n’est pas encore cristallisée devient progressivement hypertonique au 
fur et à mesure de l’extension du cristal (l’eau libre est « retirée » de la solution). Dans ces 
conditions, on comprend que si la baisse de température est lente on aura un temps relativement 
long où les cellules sont exposées à cette solution délétère, et vont donc être détruites. Il faut 
donc diminuer au maximum ce temps d’exposition si l’on veut obtenir une amélioration de la 
survie cellulaire. 
 
 ã Cependant, la formation d’un cristal de glace a l’intérieur de la cellule est mortelle 
pour celle-ci11 (sauf conditions exceptionnelles). On imagine bien en effet que l’avance d’un 
front de glace à travers les structures d’une cellule (organelles, réticulum, ...) va désorganiser 
celles-ci et déchirer les structures membranaires. Il faut donc a tout prix éviter cette formation 
de glace intra-cellulaire. Pour cela, il faut se rappeler qu’une solution ne peut pas se congeler si 
elle contient moins de 10% d’eau libre par rapport à une solution isotonique, et ce, quelle que 
soit la température12. La solution à notre problème est donc de déshydrater à 90% nos cellules. 
Pour ce faire, l’hypertonicité progressive de la solution décrite au point précédent nous est utile, 
et les cellules doivent donc y séjourner suffisamment longtemps pour que l’exosmose soit 
optimale. 
 
 On constate qu’il faut trouver un équilibre précis entre ces deux données, équilibre qui 
sera différent pour chaque type de cellule et d’autant plus difficile à optimaliser que la structure 
à cryopréserver contient plusieurs type de cellules différentes (embryons, îlots de 
Langerhans,...). 
 
 En réalité, il est difficile d’éviter complètement la formation de glace intracellulaire. En 
conséquence, l’un des buts de la méthode utilisée est d’en minimiser l’effet. Pour ce faire, une 
fois la déshydratation cellulaire suffisante, il  faut utiliser une vitesse de refroidissement 
suffisamment rapide pour que de nombreux points de nucléation apparaissent simultanément 
dans le cytoplasme de la cellule13. Ainsi se formeront de multiples microcristaux de croissance 
limitée, puisque ne comprenant que quelques molécules d’eau et qui ne provoqueront donc pas 
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 Ce sont des substances utilisées pour protéger les cellules lors de la cryopréservation. Le 
mécanisme d’action est la stabilisation d’une part des protéines par des liaisons non-covalentes 
et d’autre part des structures membranaires par des interactions ioniques14. Le cryoprotectant le 
plus utilisé, et donc le plus étudié est le dimethyl sulfoxyde (DMSO), dont il faut déterminer 
avec précision la concentration nécessaire pour obtenir l’effet protecteur sans avoir une toxicité 
trop importante.  
 
 
 En l’état actuel des recherches, plusieurs analyses sont nécessaires pour valider cette 
technique de conservation d’hépatocytes dans l’optique de créer une banque cellulaire: 
 
  A. Etudier in vitro la fonction métabolique et les caractéristiques 
ultrastructurales d’hépatocytes cryopréservés à une température de -196°C pendant plusieurs 
jours (15 jours, afin d’obtenir un steady state). 
 
  B. Avoir une évaluation fonctionnelle sur le long terme (plusieurs mois) 
d’hépatocytes cryopréservés, transplantés sur des rats. 
 
  C. Développer l’aspect quantitatif de cette technique, limitée actuellement à 
quelques millions de cellules. 
 
 Le travail présenté dans cette thèse porte sur le premier de ces trois points, à savoir 
l’étude d’hépatocytes cryopréservés pendant 15 jours. 
 
 Les cellules sont évaluées: 
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  quantitativement par cytofluorométrie de flux (F.A.C.S) après incubation avec 
du iodure de propidium, qui marque les cellules ayant une altération de leur membrane.  
 
  qualitativement à l’aide d’E.L.I.S.A. que nous avons mis au point 
spécifiquement pour le dosage de l’albumine et du fibrinogène de rat dans le surnageant de nos 
cultures cellulaires. Ces dosages sont effectués avant et après cryopréservation, une première 
fois à l’état basal, puis après stimulation à l’interleukine-6 (qui induit un état inflammatoire chez 
l’hépatocyte, et donc provoque une inhibition de la synthèse de l’albumine et une stimulation 
de la synthèse du fibrinogène) et enfin après retour à l’état basal. Cette façon de faire nous 
donnera une évaluation précise du maintien de la fonction hépatocytaire, puisque nous 
analyserons ainsi non seulement la fonction de synthèse des protéines, mais également les 
mécanismes de régulation et de feed-back cellulaire. 
 
  morphologiquement en étudiant les caractéristiques structurales des 
hépatocytes avant et après cryopréservation en solution, en culture bidimensionnelle et en 
culture tridimensionnelle. Cette étude se fait d’abord en microscopie confocale, en étudiant le 
cytosquelette des cellules. Une deuxième série d’analyses sera effectuée par coloration des 
cellules avec de la Carboxyfluorescéine di-acétate (CFDA) qui permet non seulement une vision 













 Les premières études du métabolisme hépatique ont été effectuées sur des foies entiers 
perfusés ou des tranches de foie. Ces deux techniques présentaient des désavantages majeurs. 
Les foies entiers s’endommageaient rapidement, et l’on ne pouvait effectuer qu’un nombre très 
limité d’expériences sur une préparation. Les tranches de foie permettaient plus de 
manipulations, mais la destruction cellulaire était également très rapide; de plus, la préparation 





 C’est à la fin des années 1960 que les techniques d’isolement d’hépatocytes ont été 
mises au point, d’abord par Howard et coll.15 puis par Berry et Friend16. La technique 
actuellement utilisée de digestion enzymatique a été proposée par Seglen17 en 1973, et n’a 
depuis lors plus subi de modifications majeures. 
 
 Il a été très vite démontré que les hépatocytes ainsi isolés sont de bon outils 
expérimentaux, gardant d’emblée une partie de leurs fonctions comme l’activité du cytochrome 
P-45018. Des fonctions spécifiques, comme la néoglucogenèse, sont par contre très faibles sur 
les cellules fraîchement isolées mais reprennent un fonctionnement normal après 48 à 72 heures 
de culture19; la même étude a montré qu’il en était de même pour les marqueurs de la 
membrane cytoplasmique (la 5’-nucléotidase), ou les récepteurs extra-cytoplasmiques (le 
récepteur de l’insuline). 
 
 Dès l’isolement cellulaire possible dans des conditions de rendement et de viabilité 
satisfaisants, l’idée de la transplantation d’hépatocytes (HcTX) a été étudiée. Dans plusieurs 
situations cliniques, comme l’insuffisance hépatique aiguë ou les déficits enzymatiques 
congénitaux, la transplantation hépatique est en effet un pis-aller thérapeutique peu satisfaisant 
sur le plan théorique, bien qu’étant le seul traitement envisageable actuellement. Il est 
effectivement regrettable de sacrifier un organe dont on sait que dans un cas il va récupérer 
totalement sa fonction si le cap aigu peut être négocié, et dans l’autre qu’il est structurellement 
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indemne et que fonctionnellement un seul enzyme est déficient. Seule l’évolution de la maladie 
aboutira à la cirrhose hépatique, et donc à l’altération architecturale de l’organe. Par 
conséquence, la voie de la thérapie cellulaire d’abord, puis génique est donc une alternative très 
enthousiasmante. 
 
 L’un des nombreux obstacles non encore franchis dans l’établissement de l’une ou 
l’autre de ces thérapies est celui de la conservation cellulaire. En effet, la conservation des 
hépatocytes représente un problème extrêmement difficile: mis en culture traditionnelle, ils 
présentent une rapide dédifférenciation et les cultures sont envahies par des cellules parasites; 
leur fonction disparaît en 1 à 2 semaines. Or, dans l’idée de fournir un soutien au métabolisme 
hépatique en cas d’hépatite fulminante, une grande quantité d’hépatocytes fonctionnels doit 
être rapidement disponible. Plusieurs possibilités qui permettraient une conservation à plus long 
terme sont actuellement étudiées, à savoir des systèmes de culture avec des milieux de cultures 
complexes reconstituant au mieux le milieu extra-cellulaire, des systèmes de culture permettant 
de restaurer la structure tridimentionnelle physiologique de l’hépatocyte, ou encore la technique 
de cryopréservation. Une quatrième possibilité est également envisagée par quelques groupes 
travaillant dans une orientation résolument clinique avec conservation d’hépatocytes 
parfaitement fonctionnels à long terme (plusieurs mois, voir années), à savoir l’association de 
ces différentes techniques. 
 
 Nous allons revoir la littérature concernant ces différentes méthodes de conservation des 
hépatocytes, en gardant en mémoire que quelle que soit la méthode choisie, le but à atteindre si 
l’on veut obtenir un maintien de la différenciation cellulaire est de garder ou de permettre le 
rétablissement des communications intercellulaires directes (par les tight junctions et les 
desmosomes), électriques et métaboliques par les gap junctions, par l’intermédiaire d’une 
matrice extracellulaire (rétablissement de la membrane basale) ou encore par les signaux 




A) Culture en suspension: 
 
 Les hépatocytes isolés sont mis en suspension dans une solution saline simple, de type 
« Hank’s saline solution », généralement oxygénée par un gaz contenant 95% d’O2 et 5 % de 
CO2. Cette méthode permet des études de très courte durée; l’adjonction de stéroïdes dans le 
milieu a permis de prolonger la survie des cellules, permettant de leur conserver leur fonctions 
pendant environ 4 heures21. Les principales caractéristiques de cette technique ont été revues 
par Jeejeeboy22. Ce type de culture a été utilisé en général pour des études biochimiques ou 
pharmacologiques23. 
 
B) Culture standard: 
 
 On entend par culture standard la culture monocouche sur plastique dans un milieu de 
culture simple: RPMI 1640, Leibowitz L15, Dulbecco’s Modified Eagle Medium (DMEM), 
Ham F12, etc..., en général supplémentés avec des antibiotiques, du sérum de veau foetal (FCS), 
ainsi que divers facteurs de croissance (epithelial growth factor,...) et hormones (insuline,...) 
choisis selon le but étudié. Les cellules sont laissées quelques heures en culture avant utilisation, 
permettant une récupération fonctionnelle après l’isolement19. Cette méthode relativement 
simple est actuellement très largement utilisée par de nombreux groupes pour des études sur le 
métabolisme24,25,26 ou, en pharmacologie, sur la toxicité des substances médicamenteuses, les 
données recueillies sur les animaux de laboratoire ne pouvant bien entendu pas être extrapolées 
sans précautions chez l’homme27. 
 
 Bien que permettant une viabilité plus longue que la culture en suspension, les 
hépatocytes mis en culture standard présentent une rapide dédifférenciation; les cultures sont 
envahies par des cellules parasites. Il a été largement démontré que cette méthode ne permet pas 
une conservation fonctionnellement satisfaisante de plus de 5 à 10 jours des 
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hépatocytes28,29,30,31, avec très rapidement une diminution progressive de la synthèse des 
protéines spécifiques selon une chronologie très variable pour chaque voie métabolique, mais 
détectable dès 12 à 24 heures32. Ces modifications fonctionnelles ne sont pas un vieillissement 
de la cellule, mais plutôt une réponse métabolique coordonnée de cellules matures aux 
conditions de cultures, adaptation aboutissant soit à une dédifférenciation cellulaire, les 
fonctions spécifiques de l’hépatocyte adulte, comme par exemple la synthèse de l’albumine, 
étant progressivement remplacées par des fonctions embryonnaires, comme la synthèse d’a-
foetoprotéine33, puis à une lignée pouvant proliférer, soit à la mort cellulaire. 
 
C) Culture avec milieux spéciaux: 
 
 La culture avec milieux spéciaux est également décrite, le milieu étant enrichi en 
nutriments34,35 et/ou en hormones 36. La suplémentation en sérum est en général remplacée par 
les composants déterminés et purifiés, la composition de chaque milieu étant spécifique pour un 
type cellulaire. On utilise en général comme milieu de départ le milieu utilisé pour les lignées 
néoplasiques de ce type cellulaire, que l’on adapte ensuite37,38. 
 
 Cette approche a été utilisée pour les hépatocytes, Gatmaitan39 développant un milieu 
sans sérum utilisable pour toutes les lignées d’hépatomes (souris, rats ou humain) mais variant 
selon le substrat utilisé (collagène, plastique). Par la suite, Enat40, partant de ces résultats a 
développé un milieu spécifique pour les hépatocytes normaux qui permet la croissance sélective 
des cellules parenchymateuses, aboutissant à des cultures contenant 95% d’hépatocytes. 
 
 Cependant, même avec ces milieux hautement spécifiques, la survie cellulaire ne 




D’autres techniques de culture ont été utilisées permettant de prolonger les temps de 
survie fonctionnelle des cellules à un ou deux mois. La plus ancienne est la co-culture, décrite 
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pour la première fois en 1955 par Puck et Marcus41 dans leurs études concernant les cellules 
HeLa. Le principe de cette méthode est basé sur l’un des fondements de la physiologie 
cellulaire, à savoir que les interactions cellulaires sont inextricablement associées à la 
différenciation des cellules42, différenciation que l’on cherche à maintenir au mieux en culture. 
 Deux aspects de la différenciation cellulaire sont à distinguer20. D’une part, la 
différenciation en tant que détermination cellulaire, processus embryologique qui restreint 
l’expression cellulaire à celui d’un type spécifique de cellule, donc où une cellule pluripotente 
va avoir une filiation de plusieurs lignées cellulaires exprimant ultimément les fonctions d’un 
seul type de cellule (hépatocyte, neurone,...); cette différentiation est unidirectionnelle, presque 
toujours irréversible. D’autre part, les cellules normales bien que restant déterminées, peuvent 
modifier leur niveau d’expression de fonctions tissulaires spécifiques; c’est le phénomène de 
dédifférenciation, connu pour les cellules néoplasiques43 ou mises en culture 32,44. Cependant, 
ces cellules restent déterminées, puisqu’elle n’acquièrent jamais des fonctions d’autres lignées 
cellulaires. 
 
 La détermination des cellules qui seront co-cultivées est empirique, mais on utilise 
généralement une association de cellules épithéliales et de cellules mésenchymateuses, ce qui 
reflète les relations inter-cellulaires fondamentales existant in vivo. L’unité de base de tout tissu 
composant  les organismes vivants est en effet une association entre une couche de cellules 
épithéliales et une couche de cellules mésenchymateuses, fibroblastes ou endothélium, jointes 
par une matrice extra-cellulaire, la membrane basale, produite par les deux types de cellules. 
Cette matrice, comme nous le verrons au point E) a une fonction majeure dans le maintien de la 
différenciation cellulaire. Les relations entre ces deux couches cellulaires ont été étudiées depuis 
longtemps45, 46, 47. 
 
 Il est intéressant de relever que dans le cas des hépatocytes, il n’y a pas de spécificité de 
tissus, d’organe ou d’espèce dans les interactions cellulaires  avec les cellules co-cultivées. Une 
étude48 a en effet montré que les hépatocytes gardaient des fonctions très spécifiques (synthèse 
de l’albumine, maintien des gap junction) qu’ils soient co-cultivés avec des cellules sinusoïdales 
de rats, des cellules endothéliales d’aorte de bovin, des cellules épithéliales de canaux biliaires 
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de rats (T51B), des fibroblastes cutanés humains ou de rats, ou encore des fibroblastes 
d’embryon de souris (NIH 3T3). Cette étude a également montré que les hépatocytes co-
cultivés sont capables de synthétiser et de déposer les composants de la matrice extra-cellulaire, 
en l’occurrence la réticuline, ce qui n’a jamais été montré dans des cultures pures. 
 
E) Culture mono couche sur substrat organique: 
 
 En 1975, G Michalopoulos49 utilise pour la première fois la culture mono-couche sur 
substrat organique. Ce substrat est composé de collagène type I, isolé selon la méthode décrite 
par T. Elsdale et al50, qui tapisse le pétri ou flotte dans le milieu de culture. Ce collagène va être 
utilisé pendant longtemps, de par sa simplicité à isoler. Cependant, il va bientôt apparaître que 
chaque cellule nécessite un substrat spécifique51 pour un fonctionnement optimal. 
Progressivement, la composition de la matrice extra-cellulaire va être déterminée précisément, le 
rôle de chaque élément étant analysé. Il s’avère cependant impossible de reconstituer 
artificiellement cette biomatrice, et c’est donc des techniques d’isolement de celle-ci qui ont été 
mises au point52. L’utilisation d’une biomatrice comme substrat et de milieux de cultures 
supplémentés en sérum ont permis de garder des hépatocytes en culture pendant 6 mois, avec 
maintien de fonctions spécifiques, ici la synthèse de l’albumine et de la ligandine53. Cette étude 
ne donne cependant que des résultats qualitatifs et non pas quantitatifs. 
 
F) Culture tridimensionnelle : 
 
Depuis les années 1980, des techniques de culture cellulaire en trois dimensions ont été 
développées, permettant de restituer la structure tridimensionnelle physiologique des cellules, 
ainsi que leurs rapports réciproques. Les cellules épithéliales ainsi cultivées peuvent reprendre 
leur conformation spatiale physiologique et reformer les structures tissulaires desquelles elles 
sont issues. Par exemple, les cellules épithéliales mammaires reforment des canalicules 
mammaires in vitro54. Il a également été montré sur des hépatocytes que lorsque les cellules ont 
repris leur structure, la synthèse des protéines principales du cytosquelette (actine, tubuline, 
cytokeratines 8 et 18, vinculine, a-actine et desmoplakine) est très nettement augmentée, de 
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même que la réplication du DNA55. Par ailleurs, on a montré, par diverses colorations et 
couplage électrique, que dans ce type de culture les hépatocytes reforment les « gap junction », 
structures indispensables à la communication intercellulaire56. Cette régénération est largement 
favorisée si l’on ajoute des glycosaminoglycans, des protéoglycans ou des carrageenans au 
milieu de culture. 
 
 On peut ainsi non seulement étudier le métabolisme de substances pharmacologiques 
par les hépatocytes, mais également étudier leur réponse physiologique à certains stimuli, 
comme par exemple la synthèse des protéines de la phase aiguë de l’inflammation lors de la 
stimulation par des cytokines, et ce en disposant de suffisamment de temps pour observer le 
retour à la norme après la stimulation57. Cependant, même avec cette technique de culture 
tridimensionnelle, les hépatocytes ne gardent leurs fonctions spécifiques que quelques 





A. GENERALITES SUR LA CRYOPRESERVATION: 
 
 La conservation par le froid consiste essentiellement à provoquer un ralentissement des 
activités physico-chimiques des cellules proportionnel à l’abaissement de la température. Dans 
certaines conditions et à très basses températures, ce ralentissement peut aboutir à l’arrêt total 
de toute manifestation vitale, qu’on espère bien entendu réversible lors du réchauffement de la 
cellule.  
 
 Le protocole technique devra être précis et adapté à chaque type de cellule pour obtenir 
ce but. En effet, les différents types cellulaires nécessitent chacun des schémas de 
refroidissement différent: lent pour les cellules ovariennes ou surrénaliennes, très rapide pour les 
globules rouges. Ces caractéristiques de cryopréservation pour chaque cellule ont été 
déterminées empiriquement, avec principalement le but d’éviter la formation de glace 
intracellulaire dont l’effet serait la destruction des structures membranaires intracellulaires. Pour 
le réchauffement au contraire, il s’agit dans tous les cas d’aller très vite: quelques centaines de 
degrés par minutes (400 à 1000).  
 
Cette technique ne peut concerner que des cellules isolées ou des petites structures de 
faible épaisseur permettant une diffusion immédiate et homogène de la température. 
 
 Avant d’étudier la cryopréservation de cellules, nous allons revoir quelques principes 
fondamentaux concernant la température, la physique et enfin la biologie du froid. 
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PRINCIPES FONDAMENTAUX : 
 
 La thermique étudie les échanges de chaleur, accompagnés ou non d’échange de masse 
et de changement de phase (solide - liquide, liquide - gazeux). C’est une partie intégrante de la 
thermodynamique des phénomènes irréversibles, ou associée au flux d’entropie S  lié au 
deuxième principe de la thermodynamique  
 
TdSdQ £  
 
où : dQ est la variation d’énergie 
    T est la température 
 
puisque pour avoir échange de chaleur entre les différentes parties d’un système, il est 
nécessaire que ce système soit en dehors de l’équilibre thermodynamique exprimé par le 
premier principe dont la forme différentielle s’écrit 
 
dWdUdQ +=  
 
où : Q est l’énergie 
    U est la chaleur 
    W est le travail 
 
Pour rappel, le premier principe de la thermodynamique, ou principe de conservation de 
l’énergie, énonce que l’énergie ne peut être ni créée ni détruite et que la chaleur et le travail en 
sont deux formes équivalentes. Le second principe est le principe d’augmentation de l’entropie, 
qui ne peut qu’augmenter dans un système isolé. 
 
Le rayonnement thermique fait partie du rayonnement non corpusculaire; ce dernier 
regroupe toute forme d’énergie susceptible de se transmettre à travers le vide. Il est caractérisé 
non par sa nature physique mais par son origine: il est spécifiquement lié à la température du 
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corps émetteur. Il se distingue ainsi des luminescences dues à des phénomènes physico-
chimiques ou électriques. Tout corps chauffé émet un rayonnement, visible ou non. 
 
 A une augmentation de température T correspond une augmentation du désordre 
(entropie) d’un système en équilibre. Sous l’effet de l’agitation thermique, les atomes d’un 
solide subissent autour d’une position moyenne des mouvements désordonnés de vitesse et 
d’amplitude de plus en plus grandes. Un système physique peut ainsi se trouver dans des 
niveaux (ou états) d’énergie iE  différents, appelés complexions. Le plus bas de ces niveaux 
d’énergie, 0E , est le niveau fondamental. Les autres niveaux sont les niveaux excités. Lorsque 
les niveaux sont très voisins, on note :  
 
( )dEEgdn =  
 
leur nombre compris entre E et dEE + , la fonction ( )Eg  caractérisant la distribution des 
niveaux du système. 
 
 A la température T, le système se trouve dans un quelconque des états iE , mais avec 
une probabilité proportionnelle au facteur de Boltzmann 
 
où k est la constante de Boltzmann (1.38 10–23 JK–1). 
 
Le système saute très rapidement d’un état à un autre ; son énergie varie et l’on ne peut mesurer 
que son énergie moyenne : 
 
kTE ie-  
( ) ( )
































Le dénominateur exprime simplement que la somme des probabilité est égale à 1.  
 
A 0° Kelvin, le système est dans le niveau fondamental. A mesure que T croît, les états 
proches du fondamental ont une probabilité croissante d’être réalisés. Cette équation montre 
que l’étude des changements de température est intrinsèquement une question de mécanique 
quantique, l’augmentation d’énergie à partir de l’état fondamental se faisant par quanta. On 
admet que toutes les complexions sont équiprobables et qu’un état macroscopique a d’autant 
plus de chance de se réaliser qu’il correspond à un plus grand nombre de complexions; ce 





   où : S est l’entropie 
    k la constante de Boltzmann 
     
 
De ces hypothèses découle le second principe de la thermodynamique. Dans ce 
raisonnement, il est cependant difficile de comprendre l’apparition de structures très ordonnées 
dans les êtres vivants, puisque cette apparition d’ordre devrait correspondre à une diminution 
d’entropie. On explique ce phénomène à l’aide d’une modification de la thermodynamique, 
dite thermodynamique des phénomènes irréversibles: lorsqu’un phénomène se déroule loin de 
l’équilibre, il apparaît des structures dissipatives consistant en des phénomènes de dégradation 
de l’énergie. Chez le vivant, c’est par exemple la dégradation des aliments  en excréta. 
L’augmentation de l’entropie correspond alors à une augmentation du nombre des constituants 
indépendants et de leurs interactions, donc à une possibilité de diversification croissante des 
situations à l’intérieur du système. Un système qui évolue ne devient donc pas plus désordonné, 




 Cette modification de la thermodynamique est basée sur le principe de Carnot-Clausius. 




12 SS - désignant l’accroissement de l’entropie du système. 
 




De ces deux équations, on peut déduire pour une transformation infinitésimale 
l’inégalité différentielle du deuxième principe de la thermodynamique ( TdSdQ £ ), l’égalité 
correspondant à une transformation élémentaire réversible, c’est à dire un déplacement de 
l’équilibre. 
 
 Dans un grand nombre de cas, l’évolution du système est accompagnée d’effets 
dissipatifs. On peut alors utiliser l’hypothèse de l’équilibre local pour analyser l’évolution de ce 
système, l’état local pouvant être décrit à l’aide des mêmes variables que l’état d’équilibre. 
L’équation de Gibbs décrit ainsi l’entropie locale d’un système subissant des changements de 
















où g = 1,….,c en présence de c constituants indépendants. 
 
 Cependant, l’hypothèse de l’équilibre local n’est pas toujours acceptable, soit que de 
nouvelles variables indépendantes doivent être introduites, soit que la description de l’état local 
implique la connaissance de gradients. On doit alors utiliser la définition extra 
thermodynamique de l’entropie introduite par Boltzmann (S = k Log W). Cette hypothèse nous 
permet cependant d’approcher dans les grandes lignes les phénomènes physico-chimiques liés 
aux transformations biologiques en général. La cryologie y trouve également ses fondements, la 













B. CONGELATION DES CELLULES : 
 
 Lors de la cryopréservation, la principale difficulté pour les cellules n’est pas de résister 
au stockage à -196 °C, mais plutôt de survivre aux deux passages dans les zones de 
températures intermédiaires, soit  entre environ -15° et -60° C. A la température de stockage, il 
n’y a en effet pas suffisamment d’énergie thermique pour qu’il puisse y avoir des réactions 
chimiques, et par ailleurs, il n’existe plus d’eau à l’état liquide en-dessous de -130 °C; ses seuls 
états possibles sont l’état cristallin ou l’état vitreux. La viscosité de ces états est si importante, 
plus de 1013 poises, qu’aucune diffusion significative ne peut exister sur des temps non 
géologiques. La seule source de risque de dégradation cellulaire est ainsi le rayonnement 
ionisant sidéral, agissant au niveau chromosomique. Nos cellules n’y risquent donc pas grand-
chose, à condition d’être bien stockées à -196 °C et non pas à -80 °C comme dans la plupart des 
appareils de stockage. Comme expliqué dans l’introduction, ce sont les mouvements de l’eau, 
et leurs passage d’un état à un autre qui vont engager le pronostic vital de la cellule, le plus 
grand danger étant la formation de glace intracellulaire. 
 
L’EAU INTRACELLULAIRE DURANT LA CONGELATION: 
 
 Dans cette discussion, la cellule sera considérée comme une membrane semi-perméable 
entourant une solution composée d’eau, de sel (NaCl) et de di-méthyl sulfoxide (DMSO). Les 
macromolécules présentes dans le cytoplasme ne jouant pas de rôle dans le processus physique 
en cause sont considérées comme volume inactif. La température du cytoplasme est considérée 
comme spatialement uniforme et prédéterminée par le protocole de cryopréservation. Des 
analyses59 ont montré que la différence de température à travers la membrane cellulaire 
n’excède pas 0.01 °K. L’environnement intracellulaire sera bien évidemment influencé par 
l’exosmose de l’eau, fonction des modifications du milieu extra-cellulaire durant la 
cryopréservation. 
 
 En résumé, jusqu’à -5 °C la cellule et le milieu ne sont pas gelés, en raison de la 
présence du cryoprotectant et de l’effet de surfusion. Entre -5 et -15°C, il y a formation de glace 
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dans le milieu extracellulaire, alors que la cellule et son contenu sont toujours en situation de 
surfusion; il en résulte une exosmose de l’eau qui va diluer le milieu extracellulaire devenu 
hypertonique, la formation de glace retirant de l’eau libre de la solution. Le mouvement se 
poursuit ainsi, entraînant la déshydratation cellulaire. La suite va dépendre de la rapidité de 
refroidissement. Si celui-ci est suffisamment lent, la cellule sera capable d’extérioriser l’eau, 
maintenant ainsi le potentiel chimique de l’eau de la solution intracellulaire proche de celui de 
l’eau du milieu extracellulaire partiellement gelé, évitant la formation de glace intracellulaire. On 
appelle cette méthode de refroidissement une congélation équilibrée. Si la vitesse de 
refroidissement est trop rapide, on atteint un point de déséquilibre variant selon chaque type de 
cellule. La cellule va geler par défaut de déshydratation. 
 
 Avant d’aller plus loin dans la discussion, il me paraît nécessaire de préciser la notion de 
surfusion. La définition stricte de ce terme décrit l’état d’une substance qui reste liquide à une 
température inférieure à sa température de solidification. La surfusion est un cas particulier de 
métastabilité qui ne peut se produire que dans un liquide pur. Elle cesse à une température dite 
de nucléation en dessous de laquelle le liquide cristallise. Pour l’eau par exemple, cette 
température est de –40 °C. La surfusion peut cesser si l’on introduit dans le liquide un germe de 
cristallisation qui peut être un cristal du corps étudié, une impureté ou encore une agitation 
mécanique. Dans certaines circonstances, la surfusion peut exister à des températures 
suffisamment basses pour que le corps soit solide sans cristalliser. C’est le phénomène de 
vitrification. 
 
CINETIQUE DU TRANSPORT DE L’EAU: 
 
 Les transports d’eau au travers de la membrane cellulaire sont induits par la différence 
de potentiel chimique entre les milieux intra et extra-cellulaire. La membrane cellulaire étant 
beaucoup plus perméable à l’eau qu’aux agents cryoprotecteurs, nous simplifierons l’analyse 
de ce problème en considérant que seule l’eau est soumise à des mouvements lors de 
changements des conditions physico-chimiques du milieu.  
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Lors d’études sur la cryopréservation d’embryons de mammifères, il a été montré par 
Mazur60,61 que le taux d’exosmose durant la congélation peut être décrit par quatre équations. 
 
 La première met en relation la perte d’eau cytoplasmique avec le gradient de potentiel 





ou: V est le volume d’eau intracellulaire (mm3) 
 t est le temps (minutes) 
 Lp est le coefficient de perméabilité de l’eau (mm×min-×atm-1) 
 A est la surface cellulaire (mm2) 
 R est la constante du gaz (mm3×atm×mol–1×K–1) 
 T est la température (K) 
 01V est le volume molaire de l’eau (18x1012 mm3/mol) 
 Pe , Pi sont les pressions de vapeur d’eau extra, respectivement intracellulaire 
 
 Les changements dans ce rapport de pression de vapeur peuvent être calculés à partir de 
l’équation de Clausius-Clapeyron, qui relie la pression de vapeur d’eau à la température et à 
l’état de phase (liquide ou solide), et la loi de Raoult, qui met en relation la pression de vapeur 
d’eau à la fraction molaire du soluté. Pour appliquer cette loi, il faut cependant accepter la 
simplification suivante, à savoir que le cytoplasme se comporte comme une solution aqueuse 















ou: 2N est l’osmolarité de la solution intracellulaire 
 fL est la chaleur latente de fusion de la glace (5.932x1016mm3×atm×mol–1) 
 
 Le temps et la température sont reliés par le taux de refroidissement B, qui dans une 




 Enfin, le coefficient de perméabilité de l’eau change avec la température. Pour 




ou: gpL est le coefficient de perméabilité de l’eau pour une température gT  donnée 
 E est l’énergie d’activation (cal/mol) 
 R’ est la constante du gaz (cal mol-1 K-1)62 
 
 Pour éviter la congélation intracellulaire, le contenu aqueux de la cellule donné par les 








































équations 1 à 4 doit, avant d’atteindre la température de nucléation intracellulaire, approcher de 





ou: iM est l’osmolarité initiale de la solution extracellulaire 
 fT est le point de congélation de l’eau (273 °K). 
 
 Cette dernière équation permet de calculer la surfusion d’une cellule en fonction du taux 
de refroidissement. Il faut cependant connaître ou estimer: 
 
  Ø Lp, le coefficient de perméabilité de la membrane cellulaire à l’eau, 
  Ø E, l’énergie d’activation, 
  Ø l’osmolarité de la solution intracellulaire initiale, 
  Ø le rapport de la surface cellulaire à son volume. 
 
 Ces calculs nous permettent d’estimer la probabilité de formation de glace dans la 
cellule en fonction de la vitesse de refroidissement: les cellules déshydratées à des valeurs 
proches de l’équilibre avant d’atteindre la température de nucléation ont une probabilité nulle 
de subir une formation de glace intracellulaire; par contre, les cellules qui présentent toujours 
une surfusion importante, avec donc une hydratation encore importante, ont une probabilité 
élevée d’être détruites par les conséquences de la formation de glace intracellulaire. 
 
 Les résultats obtenus pour les différentes cellules peuvent ainsi montrer des vitesses de 































cellules de gpL , E et au rapport de la surface cellulaire sur le volume. 
 
 Il est encore nécessaire de relever que la nucléation se fait par deux mécanismes 
différents: la nucléation homogène ou la nucléation hétérogène63. La nucléation homogène, 
d’intérêt théorique, a lieu lorsque la glace se forme à partir de molécules d’eau se combinant 
pour former un noyau en phase solide qui peut croître spontanément. La nucléation hétérogène, 
qui nous intéresse pour la congélation de cellules, a lieu lorsque le noyau se fait sur des 
impuretés de la solution. Dans le cas de la cellule, il peut s’agir soit de la membrane cellulaire et 
l’on parle alors de « surface-catalyzed nucleation » (SCN), soit des particules intra cellulaires, 
« volume-catalysed nucleation » (VCN). En se basant sur les notions introduites sommairement 
dans le chapitre précédent, en particulier l’équation de Gibbs utilisant l’hypothèse de l’équilibre 
local, on peut conclure que la formation de glace intracellulaire sera catalysée soit par SCN, soit 
par VCN selon les conditions de congélation. La membrane plasmatique (SCN) sera privilégiée 
entre –5 et –20 °C, alors que VCN sera actif entre –30 et –35 °C. Un modèle physico-chimique 
a été développé qui permet de décrire la thermodynamique et la cinétique de la formation de 
glace intra cellulaire. Dans ce modèle, SCN peut être décrit en utilisant le seul paramètre q 
représentant l’angle de contact entre la membrane cellulaire et le cristal de glace. Quand à VCN, 
il est décrit par W0 et k0, les paramètres thermodynamiques et cinétiques de la nucléation 
homogène, calculés dans la référence citée. 
 
 Des preuves expérimentales ont été apportées à ces calculs théoriques grâce à 
l’observation de cellules en cours de congélation à l’aide de cryomicroscopes64,65. On peut ainsi 
observer les évènements au niveau cellulaire avec des schémas où l’on varie uniquement la 
vitesse de refroidissement; on visualise directement la formation de glace intracellulaire sous la 
forme d’un obscurcissement brutal de la cellule, appelé « flashing ». Il a été montré que ce 
phénomène visuel, dû à la formation de bulles de gaz66 dans le cristal de glace, est le reflet de la 
formation de glace intracellulaire67. Leibo68 a ainsi  montré une bonne corrélation entre les 
calculs théoriques et l’observation de la formation de glace intracellulaire dans la congélation 
des ovules de souris. La même corrélation a été obtenue par Rall67 lors de l’étude de la 
congélation d’embryon de souris au stade de 8 cellules. D’autres preuves ont été apportées par 
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la comparaison entre calculs et observation de la diminution du volume cellulaire lié à la 
déshydratation d’embryons bovins au stade morula69, d’oocytes bovins70 ou encore d’ovule de 
hamster71. 
 
 Pour éviter la formation de glace intracellulaire, les cellules doivent donc laisser l’eau 
intracellulaire sortir afin d’approcher l’équilibre avant d’atteindre le point de nucléation. 
Comme déjà dit, la quantité d’eau nécessaire à extérioriser pour s’approcher au mieux de cet 
équilibre est de 90%. De nombreuses évidences connues de longue date montrent en effet que 
le 10% d’eau intracellulaire résiduel ne peut geler, quelle que soit la température72. 
 
 Cette théorie postule donc qu’un embryon subira ou non la formation de glace 
intracellulaire en fonction de son contenu en eau intracellulaire au moment où il entre dans la 
zone de formation de glace intracellulaire ainsi que de l’importance de la surfusion de cette eau. 
Mazur73 a ainsi proposé comme guide qu’il y aura formation de glace intracellulaire si: 
 
 Ø La température cellulaire a atteint la zone de nucléation. 
 Ø Le contenu en eau intracellulaire de la cellule à cet instant est ³ 10% de la valeur 
isotonique. 
 Ø Cette eau est en surfusion ³2 °C. 
 
 Si l’une de ces trois conditions n’est pas remplie, il n’y aura pas de formation de glace 
intracellulaire. 
 
 Les quatre équations de Mazur sont donc capables de prédire la cinétique de la 
déshydratation cellulaire d’embryons soumis à une congélation et la probabilité de formation de 
glace intracellulaire en fonction de la température et de la vitesse de refroidissement. Sont-elles 
applicables à des cellules somatiques isolées ou en groupes? 
 
 Avant de répondre à cette question, il faut terminer l’explication de la cryopréservation 
des embryons, puisque de notre température actuelle qui correspond à la température de 
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nucléation, nous devons encore descendre à la température de l’azote liquide (-196 °C). 
 
 Il a été montré déjà en 1974 par Leibo74 que pour une survie maximale d’embryons de 
souris, le refroidissement lent, proche de l’équilibre, devait être poursuivi jusqu’à –70 °C, avant 
un refroidissement rapide jusqu’à –196 °C. Si le changement de vitesse de refroidissement se 
fait au-dessus de –30 °C, aucun embryon ne survit; entre –30 et –70 °C, la survie augmente 
progressivement. C’est en 1979 que Whittingham75 montra que la température de changement 
de vitesse dépendait en fait de la vitesse de réchauffement utilisé pour décongeler les embryons. 
La raison en est le «sauvetage» des cellules du phénomène de recristallisation dont nous 
reparlerons plus loin. En effet, il a été montré par des études en freeze fracture sous microscopie 
électronique76, en cryomicroscopie77 et calorimétrie78 qu’à de très haute vitesse de 
refroidissement, deux possibilités sont envisageables. La première de ces possibilités est qu’il 
n’y ait pas de formation de glace, le cytoplasme en surfusion se vitrifiant. Cette technique de 
conservation par vitrification nécessite une procédure particulière avec entre autre une 
déshydratation  des cellules, exposées à des solutions extracellulaires très hypertoniques79,80 ; 
elle n’est pas applicable facilement à toutes les types de cellule. La deuxième possibilité est qu’il 
y a bien formation de glace intracellulaire, mais les cristaux formés sont de taille extrêmement 
petites. La nucléation se fait en de multiples points de la cellule, faisant de nombreux cristaux 
formés de quelques molécules d’eau, non dommageables pour les structures cellulaires.  
 
 De ces résultats, on peut donc tirer les informations suivantes sur la congélation des 
embryons: 
 
  ØSi le changement de vitesse de refroidissement se fait à une température trop élevée (-
20°C pour les embryons de souris), tous les embryons meurent quelle que soit la vitesse de 
réchauffement. Trop de cristaux de grande taille sont formés dans la cellule. 
 
 ØSi la transition se fait en dessous de la température de nucléation (-40°C), il ne reste 
que peu ou pas d’eau transformable en glace dans l’embryon; la vitesse de réchauffement n’a 
pas d’importance majeure. 
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 ØEnfin, si la transition se fait à une température intermédiaire, l’embryon contient 
encore de l’eau transformable en glace. Cependant, la quantité d’eau est suffisamment petite et 
la concentration du milieu intracellulaire suffisamment haute pour que cette eau soit se vitrifie, 
soit forme des micro-cristaux. La survie de l’embryon dépend alors de la vitesse de 
réchauffement, qui si elle est suffisamment élevée préviendra les phénomènes de dévitrification 
et recristallisation. C’est ce que l’on appelle le «sauvetage de formation de glace intracellulaire». 
 
 Quel est l’effet de la cryopréservation sur les cellules somatiques isolées ou en groupe ? 
De nombreuses études ont montré que les phénomènes physiques observés sont identiques. 
Toutes ces études montrent que le schéma doit être précisément adapté à chaque type de cellule 
pour obtenir la meilleure survie cellulaire.  
 
EFFET DE LA FORMATION DE GLACE INTRACELLULAIRE SUR LA SURVIE 
CELLULAIRE: 
 
 Il a été montré que les vitesses de refroidissement qui induisent la formation de glace 
intracellulaire provoquent également une importante mortalité cellulaire81. Il existe plusieurs 
évidences que la formation de glace intracellulaire est la cause et non la conséquence de la mort 
cellulaire. La principale est le phénomène de « sauvetage » lors du réchauffement des cellules, 
dont nous reparlerons plus loin. Cependant, si des cellules peuvent être sauvées cela implique 
qu’elles étaient viables lors de l’initiation du réchauffement.  
 
COMPORTEMENT DU GEL ARTIFICIEL LORS DE LA CRYOPRESERVATION: 
 
 Lors de la cryopréservation d’embryons de poulets, l’étude au microscope électronique 
de la matrice extracellulaire montre une structure en treillis très régulière, les espaces étants 
occupés par des cristaux de glace de grande taille. Des études comparatives ont montré que 
cette matrice extracellulaire est beaucoup plus diluée que les gels artificiels utilisés pour les 
cultures, mais que l’on peut estimer leur structure comme similaire. On sait que la structure des 
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cristaux de glace est d’autant plus régulière que le gel de collagène est concentré82. Allenspach83 
a montré que la microstructure de la glace varie selon un gradient thermique centripète, avec des 
cristaux non visibles en microscopie électronique en périphérie, alors qu’au centre du gel, plus 
épais, on observe des cristaux de taille importante. Dans cette partie centrale, des fractures sont 
observées selon une localisation aléatoire.  
 
 Il a été également démontré que les gels contenant de l’acide hyaluronique ou de la 
chondroïtine sulfate forme, lors de la cryopréservation, des cristaux beaucoup moins réguliers, 
pouvant altérer la structure de la matrice de collagène. 
 
 Enfin, lors du réchauffement du gel, il faut aussi faire attention d’éviter un phénomène 
de recristallisation, qui, comme pour les structures cellulaires, peut entraîner une destruction de 
la structure en treillis du collagène. 
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C. RECHAUFFEMENT DES CELLULES 
 
 Lors de ce processus, le principal problème rencontré est celui de la recristalisation de la 
glace intracellulaire. Comme nous l’avons précédemment vu, les vitesses de refroidissement 
rapide ont pour effet d’induire la formation de glace intracellulaire, mais avec la formation de 
cristaux extrêmement petits, au point d’être invisibles au microscope électronique. La 
nucléation se fait en de multiples points de la cellule, faisant ainsi de nombreux cristaux non 
dommageables pour la cellule.  
 
 Ces cristaux sont instables thermodynamiquement84, et ont tendance, lors du 
réchauffement, à se réorganiser en s’agrégeant en cristaux plus grands, processus connu sous le 
nom de recristallisation. Cette recristallisation, qui est tout aussi dommageable que la formation 
de glace intracellulaire lors de la congélation, consiste en une réorganisation des microcristaux 
qui fusionnent entre eux pour former un cristal unique. Ce phénomène est accompagné d’un 
front de progression qui a les mêmes effets que décrit précédemment. Ce cristal fondra lorsque 
la température de fusion sera atteinte. 
 
 La  vitesse de réchauffement joue donc un rôle très important pour le «sauvetage» des 
cellules dans lesquelles se sont formés des microcristaux. Si la vitesse de réchauffement de ces 
cellules est lente, elles vont être détruites par le phénomène de recristallisation. Il faut donc 
obtenir une vitesse de réchauffement suffisamment rapide pour éviter ce phénomène et mener 
les microcristaux directement à la température de fusion. On sait par des expériences menées 















 Les pages suivantes vont vous présenter les détails techniques pratiques des protocoles 
utilisés dans ce travail. Le protocole d’isolement des hépatocytes a été emprunté au travail du 
Dr Genin85. Les protocoles de cultures tridimensionnelles sont inspirés en particulier par les 
travaux cités de Dunn. Les protocoles de cryopréservations ont été adaptés des travaux 
théoriques et pratiques cités de Mazur et Toner. Enfin je remercie pour leur aide dans la mise au 
point des protocoles de contrôle des hépatocytes les Dr Silacci (FACS, ELISA) et Zufferey 
(coloration CFDA). 
 
A) PROTOCOLE D’ISOLEMENT DES HEPATOCYTES: 
 
 1) Anesthésie (rat Wistar) dans une cuve avec isoflurane 1,5% + 2 l/min O2, puis 
injection de 1-1,5 ml de Penthotal intra-péritonéal. 
 2) Laparotomie très large emportant toute la paroi abdominale, en incisant très 
latéralement et en remontant très haut. 
 3) Libérer le ligament rond. Récliner le foie vers le haut, puis les intestins vers la droite, 
ce qui découvre la VCI et la veine porte. Libérer cette dernière suffisamment haut vers le hile 
hépatique, tout en restant en-dessous des premières branches portes. A l’aide d’un Kreil, 
charger la porte sur 2 ligatures dont les doubles noeuds seront confectionnés mais non serrés. 
 4) Sectionner complètement la VCI. 
 5) Inciser la veine porte et introduire rapidement la canule; serrer les 2 noeuds en attente. 
 6) Perfusion de la solution I, en débutant à 30 mL/min. Le foie doit rapidement blanchir. 
 7) Rabaisser le foie et achever sa libération supérieure en sectionnant le diaphragme, 
l’oesophage et la VCS. Le soulever à l’aide de la canule et libérer les attaches postérieures. Dès 
que la VCS est sectionnée, augmenter la vitesse de perfusion à 50 mL/min. 
 8) Extraire le foie et le poser sur la grille en faisant attention que le pédicule ne se tourne 
pas. Finir le rinçage hépatique avec la solution I (quantité totale: 250-350 mL) pendant 9 
minutes. 
 9) Perfusion de la solution II (avec collagénase) pendant 9 minutes, avec recirculation. 
La vitesse de perfusion est de 50 ml/minutes pendant 6 minutes, puis on l’augmente 
progressivement de 10 ml/min chaque minute, pour autant que la veine porte résiste à 
 41
l’augmentation de pression. 
 10) Transférer le foie dans le réceptacle cellulaire, déchirer la capsule de Glisson, agiter 
doucement le foie et séparer les cellules que l’on récupère dans 80 ml de Wash Medium gardé à 
4°C après les avoir filtrées au travers d’une compresse de nylon (100 µm mesh). 
 
Passer dès lors sous la hotte stérile pour le reste des manipulations. 
 11) Centrifuger à 50 G pendant 5 min, éliminer le surnageant 
 12) Resuspendre le culot à 50 mL avec le Wash Medium, agiter doucement. 
Les hépatocytes sont alors purifiés en utilisant la méthode de purification de Kraemer modifiée:  
 13) A 12,5 mL de suspension cellulaire, ajouter 10.8 mL de Percoll et 1.2 mL de 
10xHBSS (Hanks’ balanced salt solution). Mélanger doucement en retournant 4-5 x le tube 
pour avoir une solution homogène, de densité de 1.06 g/mL. 
 14) Centrifuger 5 min à 500 G, éliminer le surnageant. 
 15) Laver les cellules 2 x en resuspendant le culot avec du DMEM 
 16) Resuspendre dans 20 ml de DMEM  
 17) Comptage cellulaire à l’aide de la cellule de Neubauer et test au Bleu Trypan 
(dilution de l’échantillon à 1:10 avec du milieu, puis ajouter le bleu Trypan à 1:1).  
 
B) PROTOCOLE DE CULTURE SIMPLE D’HEPATOCYTES: 
 
 1) Préparation de la solution définitive de collagène (INOTECH 100 mg cat n°40236) en 
mélangeant juste avant l’usage 8 parts de la solution de collagène à 1,11 mg/ml dans une part de 
10 x Dubelco’s modified Eagle’s medium (DMEM) sans bicarbonate, à pH 7,4, puis 1 part de 
bicarbonate 11.76 mg/ml (440 mM). 
 2) Etaler 1 mL de cette solution sur un pétris de culture cellulaire de 60 mm (Falcon). 
 3) Laisser incuber 1 heure à 37°C. 
 4) Aspirer le collagène restant en solution et laver soigneusement 1 x avec du PBS. Si on 
a un doute sur le pH de la matrice, laver une deuxième fois avec du milieu DMEM.  
 5) Mélanger 2 millions d’hépatocytes à 4 mL du milieu de culture et étaler le tout sur la 
plaque de culture cellulaire. 
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 6) Mettre en incubateur à 37°C avec 10% CO2 90% d’humidité pendant 24 heures. 
 7) Après 1 heure d’incubation, aspirer les hépatocytes non attachés et changer le milieu 
de culture. 
 
C) PROTOCOLE POUR LES CULTURES D’HEPATOCYTES EN 
SANDWICH PAR DOUBLE COUCHE DE COLLAGENE: 
 
 1) Préparation de la solution définitive de collagène en mélangeant juste avant l’usage 8 
parts de la solution de collagène à 1,11 mg/ml dans une part de 10 x Dubelco’s modified 
Eagle’s medium (DMEM) sans bicarbonate, à pH 7,4, puis 1 part de bicarbonate 11.76 mg/ml 
(440 mM).  
 2) Etaler 1 à 2 ml de cette solution sur le pétri selon sa taille (1ml pour 25 cm2 ). 
 3) Laisser incuber 1 heure à 37°C. 
 4) Aspirer le collagène restant en solution et laver soigneusement 1 x avec du PBS. Si on 
a un doute sur le pH de la matrice, laver une deuxième fois avec du milieu DMEM. 
 5) Mélanger 2 millions d’hépatocytes à 4 mL du milieu de culture et étaler le tout sur la 
plaque de culture cellulaire. 
 6) Mettre en incubateur à 37°C avec 10% CO2 90% d’humidité pendant 24 heures. 
 7) Après la première heure d’incubation, aspirer les hépatocytes non attachés et changer 
le milieu de culture. 
 8) Après les 24 heures, aspirer le milieu de culture. 
 9) Recouvrir la culture avec 1 mL de la solution de gel de collagène. 
 10) Laisser incuber 30 minutes à 37°C, puis aspirer le collagène restant en solution et 
laver 1 x avec PBS. 
 11) Remettre 4 mL de milieu de culture frais. 
 12) Changer le milieu de culture quotidiennement jusqu’à cryopréservation. 
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D) PROTOCOLE DE CRYOPRESERVATION DES HEPATOCYTES EN 
SUSPENSION: 
 
 On utilise dans la première partie de ce protocole des hépatocytes fraichement isolés 
pour déterminer la concentration idéale de cryoprotectant (DMSO). On testera des 
concentrations de 5%, 10%, 15%, 20% et 25% qui permettront d’établir une courbe du rapport 
entre la concentration de DMSO et la survie quantitative. 
 1) Après la purification au Percoll, prendre 2 x 106 hépatocytes. 
 2) Ajouter X ml de DMEM base et la moitié de la quantité désirée de DMSO. 
 3) Laisser incuber 15 minutes à 4°C. 
 4) Ajouter l’autre moitié de Me2SO à la solution (volume total 9 ml), pour obtenir une 
concentration finale X% de DMSO  
 5) Transférer la solution dans les tubes de cryopréservation. Mettre 1.8 ml de solution 
par tube, soit 5 tubes par échantillon. 
 6) Placer les tubes dans l’unité de cryopréservation et les maintenir à 4°C pendant 10 
minutes. 
 7) Baisser la température à -10°C à la vitesse de 10°C/min  
 8) Phase d’équilibration de la température avec surfusion du cytoplasme pendant 7 
minutes. 
 9) Provoquer la nucléation du milieu extra-cellulaire mécaniquement par des pinces 
trempées dans l’azote liquide mises en contact avec la surface extérieure du cryotube. 
 10) Dès la nucléation provoquée, remettre les échantillons à -10°C et donc empêcher la 
formation de glace intra-cellulaire. 
 11) Maintenir 15 minutes à -10°C pour permettre la déshydratation cellulaire. 
 12) Baisser la température à -70°C à la vitesse de 5°C/min. Laisser 10 minutes à cette 
température pour équilibration de la température dans les échantillons. 





  Pour déterminer la concentration idéale de DMSO, 5 isolements seront effectués 
et toutes les concentrations seront testées avec un isolement (conditions de départ identiques). 
Chaque concentration de DMSO sera testée par 6 échantillons. Le résultat sera déterminé sur la 
moyenne des 30 échantillons ainsi obtenus. 
 
 




 Le protocole de cryopréservation des cultures tridimensionnelles est globalement 
identique à celui des hépatocytes en suspension. Les principales modifications concernent les 
temps d’équilibration de température qui ont été prolongés de 5 minutes à chaque étape. Les 
vitesses de baisse de température ont par contre été conservées. 
 
 Bien entendu, l’appareil de cryopréservation a été modifié afin de pouvoir recevoir des 
boîtes de cultures cellulaires. 
 
 
F) PROTOCOLE DE RECHAUFFEMENT DES HEPATOCYTES: 
 
 On utilisera une méthode de réchauffement le plus rapide possible.  
 
 1) Immerger les tubes directement dans un bain-marie à 60°C dont l’eau est agitée 
doucement 
 2) Arrêter le réchauffement lorsque la solution est à 4°C, c’est à dire lorsqu’il y reste un 
glaçon  
 3) Remettre la solution dans un tube en rassemblant les 9 mL (2x106 hépatocytes) de 
départ. 
 4) Ajouter 3.6 mL de DMEM base à 4°C contenant 10% de DMSO. 
 5) Vortexer doucement ~1 minute jusqu’à ce que tous les cristaux aient fondus. 
 6) Laisser reposer en tout 5 minutes depuis l’ajout de DMEM du point 4, puis, en 
travaillant toujours à 4°C et avec des solutions à 4°C, changer séquentiellement toutes les 5 
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minutes le milieu de DMEM en diminuant progressivement les concentrations de DMSO (7.5, 
5, 2.5 et 0%). 
 7) Terminer en changeant la dernière solution par 4 mL de milieu de culture complet à 
température ambiante. 
 
 Pour les hépatocytes cryopréservés en solution, et une fois le DMSO entièrement retiré, 
une purification par Percoll sera effectuée, identique à celle effectuée après l’isolement des 
hépatocytes (selon la technique de Kraemer modifiée) avant la mise en culture. 
 
 
G) PROTOCOLE DES TESTS DE CONTROLES: 
 
 
ã  QUANTITATIF:  FACS 
 
 Test au iodure de propidium, qui rend fluorescent le DNA des cellules dont la  
perméabilité membranaire est altérée. 
 
 1) Les cellules seront ressuspendues dans du PBS; 200 µL de suspension contenant 200 
à 300’000 cellules sont placés dans le tube FACS. 
 2) Juste avant de passer l’échantillon au FACS, rajouter 100 µL de la solution de iodure 
de propidium. 
 
ã  QUALITATIF: Réponse hépatocytaire à une stimulation par 
 IL-6 
 
 On déterminera l’augmentation de la synthèse de fibrinogène lors d’une stimulation pro-
inflammatoire. On utilisera une technique d’enzyme-linked immunosorbent assays (ELISA). 
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METHODE DE CULTURE POUR ELISA: 
 
 Les cellules seront mises en culture bi- ou tridimensionnelle selon la technique habituelle 
sur une plaque 48 puits (48 W) Costar 3548. On aura ensemencé les puits avec 500 
000 cellules/W. Chaque puits sera dupliqué. Le milieu contient 10% de FCS pour favoriser 
l’attachement des cellules. 
 
 Lorsqu’on désirera effectuer l’ELISA, on procédera de la manière suivante: 
 
1) A J1, mettre 0.5 ml de milieu contenant 10% de FCS et 0.5 ml de milieu sans FCS (on a donc 
5% de FCS). 
 
2) A J2, changer le milieu pour du milieu sans FCS, avec 0.2% de BSA et 10-8 M de 
Dexamethasone. 
3) A J3, changer le milieu pour du milieu avec 0.2% de BSA, 10-7 M de Dexamethasone et Il-6. 
 
  On utilisera des concentrations d’Il-6 de 0 (non stimulé), 0.1, 1 et 10 ng/ml qu’on 
laissera incuber 24, 48 et 72 heures.  
 
DOSAGE DU FIBRINOGENE DE RAT DANS LE SURNAGEANT: 
 
1) Conjugaison de l’anticorps anti-fibrinogène: 
 
Réactifs et matériel: 
 
  ë Goat IgG fraction to rat fibrinogen (Cappel 55731) 
  ë PBS 0.01 M, pH 7.2 
  ë Phosphatase alcaline type VII from bovine intestinal mucosa - 2000 U 
(Sigma P-5521) 
  ë Glutaraldéhyde 50% (Fluka 49631, ampoules de 5 ml) 
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  ë Tris-HCl 0.05 M, pH 8.0 
  ë Bovine Serum Albumin Fraction V (Serva 11930 - 100 gr) 
  ë Azide de sodium (Merck 106688) 
  ë Tris (Merck 108332.2500) 
  ë Sac à dialyse (Serva 44139, 5 mètres, Servapor Dialyse Tubing,  
diameter: 6 mm) 
 
ú Recette Tris-HCl: Pour avoir Tris-HCl 0.05 M, pH 8.0: 
   275 ml Hcl 0.1 N 
   250 ml Tris 0.2 M 
   ad 1 litre avec eau distillée 
 
 A CONSERVER A 4°C 
 
ú Recette PBS: Na2HPO4 - 12 H2O 2.14 gr  21.4 gr  (=15 mMol) 
   KH2PO4  0.54 gr  5.4 gr  (=4 mMol) 
   NaCl   8.7 gr  87 gr  (=150 mMol) 
   H2O distillée  ad 1 litre ad 10 litres 
   pH 7 - 7.2 
 




 Pour la conjugaison, il faut tenir compte des « total protein », et non des « antibody 
protein ». 
 
1) J1:  â Sur le culot centrifugé (10 minutes à top speed, frein à zéro; on obtient un très 
petit culot!) de 1 flacon de phosphatase alcaline, ajouter 2 mg d’anticorps à conjuguer et ajuster 
à 1 ml avec du PBS. 
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  â Dissoudre en vortexant et dialyser dans un cylindre de 250 ml contre PBS 
jusqu’au lendemain avec plusieurs changements de tampon (30 minutes, 1 puis 4 heures) 
 
NB: Dialyse: â Tremper le sac à dialyse 5 minutes dans de l’eau distillée. 
  â Boucher une extrémité avec une pince 
  â Rincer l’intérieur avec de l’eau distillée pour s’assurer de l’absence de trou. 
  â Mettre le produit et fermer l’autre extrémité. 
 
2) J2:  â Changer encore une fois le tampon et transférer le conjugué dans un tube 
gradué. 
â Ajouter une solution de glutaraldéhyde 25% dans du PBS, pour avoir une 
concentration finale de 0.2%. 
â Laisser le tube à l’obscurité pendant  exactement 2 heures à température 
ambiante. 
â Dialyser immédiatement dans du PBS avec plusieurs changements jusqu’au 
soir, puis transférer le boyau de dialyse dans le tampon Tris-HCl. 
 
 
3) J3:  â Renouveler plusieurs fois le tampon jusqu’au début de l’après-midi. 
â Transférer le conjugué dans un tube gradué, ajuster le volume à 2 ml avec 
Tris-HCl. 
  â Centrifuger 5 minutes à 2000 rpm 
â Mesurer la densité optique (DO) à 280 nm de la solution non diluée afin de 
vérifier la perte éventuelle de protéines. 
  â Ajouter BSA 1% (soit 1 gr pour 100 ml) final et  NaN3 0.02% final. 
  â Diluer 1/10 dans PBS-Tween 0.05%, pH 7.4 puis filtrer stérilement sur  
   Millipore 0.45 µm. 







Réactifs et matériel: 
 
  ë IgG fraction Goat anti-fibrinogène de rat (Cappel 55731) 
  ë Fibrinogène de rat (Sigma F-6755) 
  ë Eau distillée 
  ë Carbonate buffer pH 9.6 (=coatting buffer) 
  ë PBS-Tween ph 7.4 
  ë Tampon diéthanolamine pH 9.8 
  ë Di-natrium-4-nitrophényl-phosphate hexahydrate (Fluka 71768) (=substrat) 
  ë Tween 20 (Fluka 93773) 
  ë Plaque de microtitration: Nunc MaxiSorp F-96, n° 439454 
  ë NaOH 3 M 
 
ú Recette PBS-Tween hypertonique: 
 
  KH2PO4   1.02 gr   2.04 gr  (=4 mMol) 
  Na2HPO4 - 12 H2O  14.35 gr  28.7 gr  (=15 mMol) 
  KCl    0.93 gr   1.86 gr 
  NaCl    146.1 gr  292.2 gr (=150 mMol) 
  NaN3    1 gr   2 gr 
  Tween 20   2.5 ml   5 ml 
  H2O distillée   ad 5 litre  ad 10 litres 
 
 
  En pratique:  â mettre les poudres 
    â ajouter 4.5 (ou 9) litres d’eau distillée 
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    â Dissoudre overnight. 
    â Ajouter le Tween 20 
    â Ajuster le pH à 7.4 
    â Ajuster à 5 (ou 10) litres 
 
 STOCKER A 4°C 
 
ú Recette tampon carbonate (« coatting buffer »): 
 
  Na2CO3  1.59 gr   (=15 mMol) 
  NaHCO3  2.94 gr   (=35 mMol) 
  NaN3   0.2 gr   (=3 mMol) 
  Ajuster à 1 litre d’eau distillée. 
 pH = 9.6 
 Stériliser avec filtre 0.22 mm avant chaque utilisation. 
 STOCKER A 4°C 
 
ú Recette tampon diéthanolamine 1 M: 
 
  MgCl2   0.1 gr   (= 0.5 mMol) 
  NaN3   0.2 gr   (= 3 mMol) 
  Ajouter 600 ml d’eau distillée, dissoudre les poudres 
  Diéthanolamine 97 ml 
  Ajuster à pH 9.8 avec HCl concentré 
  Ajuster à 1 litre avec eau distillée 
 
 A CONSERVER A 4°C, A L’ABRI DE LA LUMIERE 
 
 Lors de l’utilisation, sortir le volume désiré 2 heures avant et laisser réchauffer à 







1) Coating: Pendant la nuit, à température ambiante et en chambre humide, sensibiliser les 
puits avec  100 µl/W de IgG de chèvre fraction anti-fibrinogène de rat 100 µg/ml dissous dans le 
tampon carbonate. 
 
2) Test ELISA: 
 
 â Laver 3 x avec de l’eau distillée 
 â Bloquer avec PBS-Tween pendant 20 minutes à température ambiante avec agitation. 
 â Laver 3 x avec de l’eau distillée. 
La plaque est prête à recevoir la courbe standard et les échantillons en duplicata, 100 µl/W. 
 
Pour la courbe standard: Fibrinogène de rat 200 µg/ml dans PBS-Tween: faire 7 points et un 
contrôle avec PBS-Tween seul. 
 
Pour les échantillons:  Surnageant de culture 
 
â Incuber 90 minutes le tout à température ambiante avec agitation (en couvrant avec 
un film). 
 â Laver 3 x avec de l’eau distillée. 
 â Bloquer 10 minutes avec PBS-Tween à température ambiante. 
 â Laver 3 x avec de l’eau distillée. 
â Ajouter 100 µl/W de conjugué : anticorps de chèvre anti-fibrinogène de rat - 
Phosphatase alcaline 1/200 final dilué dans du PBS-Tween et incuber 60 minutes à 
température ambiante avec agitation. 
 â Laver 3 x avec de l’eau distillée. 
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 â Bloquer 10 minutes avec PBS-Tween à température ambiante avec agitation. 
 â Laver 3 x avec de l’eau distillée. 
 â Ajouter 100 µl/W de substrat PNPP 1 mg/ml dissous dans le tampon de 
diéthanolamine. 
 â Incuber 25-30 minutes à 37°C avec agitation. 
NB : Si le puits « blanc » commence à  se colorer en jaune avant 25 minutes, cela 
signifie le début de liaisons non-spécifiques. Il faut donc interrompre immédiatement 
la réaction. 
â Arrêter la réaction dans le même ordre des puits qu’à l’étape précédente, avec 50 µ
l/W de NaOH 3 M. Agiter 1 minute. 
â Si la lecture ne peut être faite le soir même, stocker la plaque a 4 °C à l’abri de la 
lumière. 
 
 La lecture de l’ELISA se fera à DO 405 nm sur Microplate Reader MR 5000, Dynatech.  
 
NB:   â Les contrôles positifs sont faits avec des concentrations de fibrinogène purifié 
mélangé au milieu de culture. 
 
 â Les contrôles négatifs sont faits avec du milieu de culture et du PBS-Tweed. 
 
â Calibrer la concentration des standards avec leur absorbance à 280 nm en utilisant 
0.6, 1.0 et 1.5 comme coefficiant d’extinction pour une solution de 1 mg/mL. 
 
â La concentration des échantillons est déterminée depuis la courbe standard faite à 
partir de chaque ELISA. 
 
â Pour contrôle, chaque échantillon sera mis dans 2 puits. Par ailleurs, les 
manipulations de chaque test seront effectuées à triple, le résultat final étant la moyenne 
des 3 valeurs obtenues. 
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 â Les tests seront effectués: .avant culture (FACS)  
     .avant cryopréservation (FACS et ELISA) 
.après cryopréservation (FACS) 
 
ã MORPHOLOGIQUE:  
 
 Les cultures sont régulièrement examinées en microscopie standard. 
 
A) Etude en microscopie confocale 
 
 En collaboration avec le Laboratroire d’investigation clinique III, département de 
pédiatrie, nous effectuons une étude de la morphologie de nos cellules en culture bi- et 
tridimensionnelle en microscopie confocale, qui nous permet une étude précise du 
cytosquelette de nos cellules selon le type de culture. 
 Les cultures seront effectuées traditionnellement, mais sur des pétris de petite taille 




1) Laver 2 x les cultures avec PBS (37°) pour bien enlever le milieu. 
2) Fixer les cultures avec du paraformaldéhyde 4% 1 ml/W pendant 1 heure (Préparation: 4 
grammes de paraformaldéhyde dans 100 ml de PBS, chauffer pour dissoudre mais sans bouillir, 
stocker à 4°C) 
3) Laver 3 x 5 à 10 minutes avec PBS à température ambiante. 
4) Perméabiliser les cellules avec du triton 0.5% dans PBS pendant 5 minutes. 
5) Laver 3 x 5 à 10 minutes avec PBS à température ambiante. 
6) Coloration à la rhodamine en bain-marie à 37°C, avec couvercle ouvert pour sécher. 
7) Resuspendre dans 400 µl/tube de rhodamine avec PBS contenant 1% BSA. 
8) 200 µl/lame de culture (2W) pendant 40 minutes. 
9) Laver 3 x 5 à 10 minutes avec PBS. 
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10) Aspirer le PBS. 
11) Apposer 2-3 gouttes de colle et la lamelle. Sèche en 2-3 jours, se garde à 4° à l’abri de la 
lumière. 
 
B) Coloration à la Carboxy-Fluorescéine di-acétate (CFDA) : 
 
 Les cultures sont effectuées selon le protocole standard pour les cultures 
tridimensionnelles. Le CFDA est ajouté au milieu de culture, laissé en incubation 30 minutes 
afin d’être métabolisé, puis la culture est regardée au microscope en lumière standard, puis en 
fluorescence à 536 nm de longueur d’onde. Les cultures peuvent être conservées et le test être 

















 1) Isolement d’hépatocytes : 
 
 
Les isolements effectués sur les rats Wistar de 200-250 gr permettent d’obtenir environ 
400 millions de cellules, avec une viabilité d’environ 80 %, calculée avec une cellule de 










Après purification au Percoll, la viabilité est augmentée à 92% - 96%, mesurée par un 
FACS, les cellules endommagées étant marquée à l’Iodure de Propidium (Fig 1) : 
 





On voit sur cette figure l’image typique d’un FACS : 10'000 évènements sont mesurés par 
l’appareil, soit le passage d’autant de cellules. Les cellules fluorescentes, donc endommagées, 
sont décomptées sous « M1 ». Le premier graphique donne un pourcentage de cellules 
fluorescentes de 3,60 %, le deuxième de 4,05%. Ces graphiques sont représentatifs des 




Un test annexe a été effectué pour contrôler la survie des cellules fraîchement isolées et 
purifiées en fonction du temps, les manipulations de cryopréservation s’étalant sur plusieurs 
heures. Ces résultats (Fig 2) sont obtenus par un test au Bleu Trypan sur des cellules 






















Il ressort de ce graphique que ce n’est qu’après environ 9 heures de stockage que la
viabilité cellulaire diminue de manière significative, permettant ainsi d’effectuer
des manipulations dans des conditions satisfaisantes durant la journée. 
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2) Cultures tridimensionnelles : 
 
 
La phase préliminaire de cette étude a donc consisté à acquérir la technique de culture 
cellulaire tridimensionnelle. Après purifications, les hépatocytes sont mis en culture sous la 
forme de sandwich entre deux couches de collagène type I. 
 
La photo 2 montre une culture tridimensionnelle lors d’un test d’exclusion au Bleu 
Trypan. On constate que les cultures prennent effectivement l’aspect classique en pavé.  
 
 






La flèche jaune montre une cellule morte après attachement, dont le noyau est coloré en bleu. 
Les flèche rouges montrent des cellules mortes avant attachement. 
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Etude du cytosquelette : 
 
La récupération de la structure tridimensionnelle a été confirmée par une étude du 
cytosquelette en microscopie confocale. Pour ce faire, l’actine est mise en évidence par de la 
phalloïdine conjuguée à de la rhodamine. Grâce à ce fluorochrome, il est possible d’étudier le 
cytosquelette des cellules. Des coupes sont effectuées tous les 1.5 µm, 10 coupes permettant 
de reconstituer la cellule dans son entièreté.  
 
La photo 3 montre l’image d’une culture d’hépatocytes simple sur une couche de 
collagène : 
 





 Sur cette image, on constate que les cellules sont diffusément fluorescentes et mal 
définies. La fluorescence est cependant plus importante à la périphérie des cellules. 
 
 
 La photo 4 a été prise sur des cellules en culture tridimensionnelle. 
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Le signal fluorescent est nettement localisé à la périphérie des cellules, dessinant le 
cytosquelette. La discrète fluorescence diffuse est liée au fait que les cellules ont été coupées 
tangentiellement à leurs pôles basaux et apicaux.  
 
 
Après traitement informatique simple atténuant les effets de la fluorescence et passage en 
noir-blanc (photo 5), on constate que la zone colorée forme une sorte de rail (flèche), les 2 
cytosquelettes étant séparés par les membranes cellulaires des deux cellules, elles-mêmes en 










Photo 5 : Cytosquelette d’hépatocytes en culture tridimensionnelle 







Coloration à la Carboxy-Fluoresceine di-acétate (CFDA): 
 
Un deuxième test d’évaluation morphologique, et également fonctionnel, a été effectué 
après incubation des cultures avec la CFDA. Cette molécule est métabolisée par les estérases 
intra-cellulaires et devient ainsi fluorescente.  
 
La série de photographies suivantes montre la même région d’une culture bi-
dimentionnelle sur collagène. La photo 6 est en lumière biréfringeante, la photo 7 en lumière 
verte et la photo 8 en fluorescence. 
 











Photo 8 : Culture bidimensionnelle – coloration au CFDA – fluorescence (536 nm) 
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On constate sur cette série de photographies que les cellules se sont rapprochées, mais n’ont 
pas formé de canalicules biliaires (lumière biréfringeante et verte). D’autre part, en lumière 
fluorescente, on note que toutes les cellules sont fluorescentes, ce qui indique qu’elles sont 
vivantes, puisqu’elles incorporent et métabolisent le CFDA. 
 
Seuls les hépatocytes peuvent excréter la molécule estérifiée, et ceci dans les néo-
canalicules biliaires. Les photos 9 et 10 montrent deux images de la même région d’une 









En lumière standard, contraste de phase, on constate que les cellules ont reconstitué 
des canalicules biliaires (flèches). 
 
 























En fluorescence (536 nm), on constate à nouveau que toutes les cellules sont 
fluorescentes. Deux cellules excrètent le produit dans un néo-canalicule, marqué d’une flèche 
rouge. Ces deux cellules, ayant excrété la molécule ne sont bien sûr plus fluorescentes. On 
constate que les deux autres néo-canalicules marqués par des flèches ne contiennent pas de 
matériel fluorescent, et que les cellules adjacentes ont conservé leur fluorescence. 
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 Après cryopréservation, une coloration au Bleu Trypan montre une destruction quasi 
complète des cultures, toutes les cellules visualisées n’excluant plus le colorant : 
 






 On voit sur cette image catastrophique que non seulement les cellules sont détruites, 
mais également que le gel présente des fractures rectilignes (flèche rouge) qui traversent les 
cellules et même parfois les noyaux cellulaires. 
 
 Au vu de ce résultat, nous avons décidé de ne pas effectuer de test au CFDA, en 
postulant que ce test n’apporterait pas de renseignements supplémentaires. 
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3) Cryopréservation : 
 
A) Détermination de la courbe de température de refroidissement : 
 
La détermination de la courbe de refroidissement s’est faite sur les bases de la 
littérature démontrant l’importance du refroidissement par paliers permettant d’éviter le 
phénomène de surfusion du liquide. La déshydratation intracellulaire permet ensuite de faire 
un seeding manuel avec refroidissement brutal, atténuant le problème de la formation de glace 
intracellulaire et les dégâts cellulaires liés au relâchement de la chaleur latente de fusion. 
 
 L’efficience des courbes a été ensuite contrôlée par une mesure de la viabilité 
cellulaire mesurée au Bleu Trypan après les cycles de refroidissement - réchauffement. Le 





La courbe verte correspond au programme introduit dans l’ordinateur de contrôle. Les 
tubes de cryopréservation sont introduits dans la chambre du cryopréservateur pré refroidie à 
4°C. Equilibration de la température pendant 10 minutes, puis diminution de la température 
de 10°C/minute à –10°C. Cette température est maintenue 10 minutes afin d’obtenir une 
équilibration de la température et de permettre une surfusion du cytoplasme. Une nucléation 
manuelle (seeding) est ensuite effectuée au niveau du liquide extra-cellulaire par un choc 
thermique (forceps refroidi dans de l’azote liquide). Ceci évite un relâchement de chaleur 
latente de fusion au niveau du liquide extra-cellulaire. Les échantillons sont ensuite à nouveau 
laissés à –10°C pendant 15 minutes permettant une déshydratation cellulaire suffisante afin 
d’éviter la formation de glace intracellulaire. La température est ensuite diminuée à la vitesse 
de –5°C/min jusqu’à –100°C. Une équilibration de 5 minutes est effectuée, puis les 
échantillons sont transférés dans une enceinte de stockage contenant de l’azote liquide. 
 
 La courbe bleue correspond à la température réelle mesurée dans la chambre du 
cryopréservateur. 
 
 La courbe rouge correspond à la température mesurée dans l’échantillon contrôle (la 
chambre du cryopréservateur admet 36 échantillons).  
 
On constate : 
 
ã que les valeurs de température désirée sont bien atteintes dans les échantillons avant 
de passer à l’étape suivante. 
  
ã qu’au moment du seeding, il n’y a pas de dégagement de chaleur qui aurait 






B) Détermination de la concentration de DMSO : 
 
Cette détermination a été effectuée par des cycles de cryopréservation – réchauffement 
avec des concentrations croissantes de 5, 10, 12.5, 15, 20 et 25% de DMSO, la survie 
cellulaire étant déterminée par FACS après incubation des cellules au Iodure de Propidium 
avant et après les cycles de cryopréservation – réchauffement. La valeur de 12.5% a été 
ajoutée sachant que pour plusieurs types de cellules cette valeur permet le meilleur rapport 
entre l’effet protecteur et la toxicité cellulaire.  
 Chacun des FACS présentés ci-dessous est un exemple représentatif des résultats 
obtenus dans chaque cas de figure. Les cellules utilisées dans chaque série d’analyse 
proviennent bien entendu d’un même isolement. 
 




















 A noter que sur cette mesure, M1 représente les cellules non fluorescentes, donc 

























 Ces résultats montrent une relation claire de la survie cellulaire en fonction de la 
concentration en DMSO. Pour donner un aperçu plus global de ces résultats, on peut les 
représenter par un graphique donnant le pourcentage de viabilité cellulaire en fonction de la 
concentration en DMSO. Pour cette détermination, 6 échantillons de chaque concentration ont 
été congelés lors de 5 isolements successifs, soit un total de 30 échantillons. La viabilité des 
hépatocytes est représentée par la médiane, la survie montrant  parfois une variabilité très 




4. ELISA : 
 
 Comme décrit dans la méthodologie, nous avons développé spécifiquement un ELISA 
permettant de déterminer la présence de fibrinogène de rat. Il s’agit d’un ELISA avec un 
anticorps de coating fixant le fibrinogène, puis un anticorps portant un réactif (phosphatase 
alcaline) devenant jaune en présence de diéthanolamine. La lecture de l’ELISA se fait à une 
DO de 405 nm. 
 
 La première partie de la manipulation a consisté à déterminer la courbe standard de 
lecture permettant de convertir la densité optique en concentration de fibrinogène. Nous avons 
obtenu la courbe suivante : 
 
 
Cette courbe nous permet une relativement bonne discrimination des valeurs de 
concentration de 2 ng/ml de fibrinogène, ce qui est tout a fait satisfaisant. 
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Nous avons ensuite effectué des tests sur des cultures tridimensionnelles non 
cryopréservées, laissées en culture 72 heures avant d’être stimulées par de l’interleukine-6 
selon un protocole de stimulation à doses croissantes d’Il-6, laissées en présence des 
hépatocytes 24, 48 ou 72 heures. On obtient les résultats suivants : 
 
 
Plusieurs commentaires peuvent être faits à partir de ce graphique. On constate 
d’abord que la synthèse basale, c’est à dire sans stimulation, montre une accumulation du 
fibrinogène au cours du temps. Ceci nous confirme d’un autre point de vue que nos cellules 
sont fonctionnelles dans le système de culture retenu. 
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Des stimulations faibles et de relativement courte durée permettent déjà de doubler la 
production de fibrinogène. Par la suite, les différentes stimulations par Il-6 montrent une 
production croissante de fibrinogène selon l’intensité de la stimulation et la durée 
d’exposition au stimuli. 
 
 
Synthèse de fibrinogène après cryopréservation : 
 





Comparativement au graphique précédent, il faut noter le changement d’échelle de 
l’abscisse. La synthèse basale est détectable dans la plupart des cultures, mais à des valeurs 
inférieures au seuil de discrimination de notre test ELISA. En raison du peu de cultures ayant 
survécu à l’opération, les dosages n’ont été effectués qu’à 72 heures, soit au maximum de 
production de fibrinogène dans les tests pré cryopréservation. On constate que l’augmentation 




















1) Isolement cellulaire : 
 
Notre méthode d’isolement cellulaire, adaptée de la méthode décrite par Seglen afin 
d’effectuer des manipulations stériles, nous permet d’obtenir des cellules de bonne qualité, 
comme en témoigne leur capacité de mise en culture. La viabilité cellulaire, de l’ordre de 95% 
au test de l’iodure de propidium, est excellente et, de plus, maintenue à des valeurs permettant 
des manipulations pendants plusieurs heures après l’isolement.  
 
La purification au Percoll permet de supprimer une grande majorité d’hépatocytes 
morts, évitant ainsi la lyse de ceux-ci sur les cultures et les dégâts liés au dégagement de toxines. 
Cette purification permet également de retirer la quasi totalité des cellules non hépatocytaires et 
d’obtenir ainsi des cultures pures. 
 
2) Cultures tridimensionnelles : 
 
 La mise en culture en trois dimensions des hépatocytes effectuée selon la technique 
décrite dans ce travail permet d’obtenir des résultats intéressants. En microscopie 
conventionnelle, on constate que les hépatocytes prennent la disposition « en pavé » 
classiquement décrite en environ 24 heures, ceci avec une mortalité faible, puisqu’au test de 
bleu Tripan, l’on ne constate en moyenne qu’une centaine de cellules mortes par culture 
(contenant 2 millions de cellules). Cet aspect cuboïde des cellules est due à la réorganisation du 
cytosquelette, les micro-filaments d’actine reprenant leur position principale en périphérie des 
cellules comme le confirme l’étude en microscopie confocale après coloration à la rhodamine. 
Les autres fonctions de ces micro-filaments d’actine sont également récupérées en particulier le 
maintien architectural des structures intra-cellulaires et les mouvements des vacuoles, nos 
cellules étant métaboliquement actives.  
 
 La récupération fonctionnelle des cellules est bien démontrée par le test de coloration à 
la CFDA. Cette molécule est non seulement rendue fluorescente par l’appareil métabolique de 
la cellule (par estérification), mais doit bien entendu être incorporée, transportée, puis excrétée 
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dans les néo-canalicules biliaires. Ceci nous semble démontrer une récupération complète des 
hépatocytes, qui reforme même leur pôles biliaires et «sanguin». 
 
3) Cryopréservation : 
 
 La détermination de la courbe de température de refroidissement a été faite avec 
précision pour les hépatocytes en suspension, et correspond aux données admises dans la 
littérature. Notre courbe permet en particulier d’éviter les libérations brutales d’énergie liées aux 
phénomènes de relâchement de chaleur latente de fusion, ce qui a été très largement démontré 
comme dévastateur pour les structures membranaires.  
 
 La concentration de DMSO que nous avons choisie (12.5%) est plus élevée que celle 
décrite classiquement dans la littérature pour les hépatocytes, qui est plutôt de 10%. Cependant 
les résultats de survie cellulaire obtenus sur de nombreux échantillonnages nous ont confortés 
dans cette attitude. 
 
 L’application de ces données à la cryopréservation des cultures tridimensionnelles a 
consisté principalement à modifier les temps d’équilibration des températures, qui ont été 
prolongés afin de tenir compte de l’épaisseur du matériel à refroidir. On constate que malgré ces 
adaptations, le résultat morphologique de la cryopréservation de ces cultures est une destruction 
quasi complète de la structure « boîte de culture (T-flask) – gel – cellules ». En effet, certaines 
boîtes ont littéralement explosé ; le plus souvent, des fractures sont apparues dans le gel, 
fragmentant les cellules, et même parfois leurs noyaux. 
 
Il est intéressant de constater pratiquement que la phase de refroidissement semble se 
passer sans problème particulier, avec des températures réelles correspondant à celles désirées et 
des structures macroscopiquement conservées en fin de procédure. Il est clair qu’à ces 
températures, aucun test fonctionnel ne peut être effectué. C’est lors du réchauffement que les 
dégâts semblent se produire. Cette phase de notre protocole est en effet la partie où il est le plus 
difficile de respecter les données théoriques. On se souvient en effet que pour éviter les 
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phénomènes de recristallisation, la vitesse de réchauffement théoriquement adéquate est de 
400°C par minute. Cette vitesse est atteignable pour les cellules en suspension dans les tubes de 
cryopréservation contenant 1.6 ml de solution. Pour des structures de plus grande taille comme 
celles correspondant au matériel utilisé pour les cultures tridimensionnelles, nous n’avons pu 
atteindre ni même approcher cette vitesse. Malgré de nombreux essais et modifications 
techniques, la meilleure vitesse de réchauffement effective atteinte est de 150°C/min. 
 
4. Evaluation fonctionnelle : 
 
La synthèse de fibrinogène basale puis lors d’une stimulation par Il-6 nous confirme par 
un autre point de vue que la coloration au CFDA que nos cellules en culture tridimensionnelle 
sont fonctionnelles. En effet, la synthèse basale de fibrinogène montre une accumulation au 
cours du temps. Logiquement, la stimulation par des doses croissantes d’Il-6 induit la 
production croissante de fibrinogène. 
 
 Les résultats obtenus après cryopréservation permettent un peu plus d’optimisme que 
les résultats morphologiques. En effet, dans les cultures où suffisamment d’hépatocytes ont 
survécu, on détecte, bien qu’à des valeurs très faibles, une synthèse basale de fibrinogène. Cette 
production augmente lors d’une stimulation maximale à l’Il-6, pour atteindre des valeurs au-











Le travail effectué dans cette thèse n’a donc pas apporté les fruits espérés quand à la 
possibilité de créer une banque cellulaire… 
 
Cependant un certains nombres de points positifs sont à relever :  
 
La technique d’isolement cellulaire permet un rendement et une pureté excellents, 
compétitifs avec les résultats décrits dans la littérature. Cette technique permet donc d’envisager 
son utilisation dans d’autres contextes, comme par exemple la thérapie génique sur les 
hépatocytes.  
 
Le point le plus satisfaisant de ce travail est que la culture tridimensionnelle des 
hépatocytes permet une récupération structurelle et fonctionnelle des cellules, avec une fonction 
normale tant basale qu’en situation de stimulation. Le test au CFDA nous permet de démontrer 
que les hépatocytes sont capables d’excréter des métabolites dans les néo-canalicules biliaires. 
Ceci démontre que la technique d’isolement cellulaire et les manipulations consécutives des 
cellules ne provoque pas des dommages importants aux structures cellulaires. 
 
Il est clair que la cryopréservation de culture tridimensionnelles, bien que réalisable, 
n’est pas une technique pertinente dans une application clinique. Bien que cette technique ait 
également un rendement médiocre, il est probablement plus utile à l’heure actuelle de 
cryopréserver des cellules en suspension, puis, après réchauffement soit de les utiliser 
directement pour une thérapie cellulaire soit de les cultiver en trois dimensions afin de leurs 
restituer leur structure normale. La technique tridimensionnelle est en effet longue et fastidieuse, 
alors que la cryopréservation en suspension ne prend que peu de temps. 
 
A long terme, une meilleure connaissance de la physique du froid appliquée aux cellules 
et aux gels, et surtout à leur association intime lors de culture est nécessaire. Ceci nous 
permettrait de mieux comprendre les phénomènes aboutissant à la destruction des hépatocytes, 
où des cellules cultivées en général. 
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Le développement de conteneurs mieux adaptés aux variations de températures 
extrêmes est également indispensable, sur le même modèle que les cryotubes utilisés pour les 
suspensions. 
 
D’autre part, alors que les appareils de refroidissement comme le Cryoplaner que nous 
avons utilisé sont très performants, le développement de techniques et d’appareils de 
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